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Los polihidroxialcanoatos son polímeros almacenados en el citoplasma de algunas 
bacterias y cianobacterias, como reservas de carbono y energía, en forma de gránulos 
insolubles en el agua. 
Los polihidroxibutiratos son la forma más sencilla y común de producción de 
polihidroxialcanoatos. Sus características son muy similares a las del polipropileno, y además 
es soluble en cloroformo. 
El objetivo principal de la tesina es el de comprobar la producción de 
polihidroxibutiratos en un cultivo mixto microalgas y cianobacterias, dominado por 
estasúltimas, alimentadas a partir de agua residual y digestato. 
Para su realización, se lleva a cabo una optimización del método de cuantificación de 
polímero contenido en estas cianobacterias, de manera que los resultados sean fiables. Se ha 
cuantificado la evolución de polímero a lo largo de un período de dos meses en un cultivo en 
fotobiorreactor cerrado de 30L. Durante este experimento se realizó un seguimiento de los 
parámetros del fotobiorreactor (crecimiento de la biomasa y eficiencia de tratamiento) y se 
evaluó su relación con la producción de polímero. 
Por último se realizó un ensayo a pequeña escala (Erlenmeyer de 1L), en el que se 
disponen de muestras sometidas a diferentes condiciones de estrés, unas disponen de ciclos 
de luz y las otras no. Además no se les aportaron nutrientes, de manera que se pudo evaluar el 
comportamiento a la hora de la producción de polímero, y analizar la influencia de los ciclos de 
luz y de la ausencia de nutrientes en el proceso de generación de polímero.  
Como resultado se obtiene una producción máxima del 2.03% de PHB, respecto al peso 
total de muestra, en el fotobiorreactor y un máximo de 5.2% en el caso del ensayo a pequeña 
escala. Estos corresponden con los valores aproximados que se obtienen en producciones en 
cultivos puros, por lo que el cultivo de cianobacterias en agua residual resulta ser competente 
en producción con otro tipo de cultivos, con el valor añadido del bajo coste de la fuente de 
nutrientes.  
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Polihidroxialcanoates are polymers stored in the cytoplasm of some bacteria and 
cianobacteria cells, as carbon and energy reserve, in water insoluble granules form.  
Polihidroxibbutirates are the simplest and more common form of 
polihidroxialcanoates. Their characteristics are very similar to those of polypropylene, 
moreover they are soluble in chloroform. 
The main objective of the thesis is to evaluate the production of polihidroxibutirates of 
a mixed culture of microalgae and cyanobacteria, dominated by the cyanobacteria, fed with 
wastewater and digestate. 
For accomplishing this objective, it was necessary to optimize the method of polymer 
quantification content in cyanobacteria, in order to have  reliable results. The evolution of 
polymers production has been quantified over a period of two months in a 30L 
photobioreactor. During the experiment the parameters of the photobioreactor (e.g biomass 
growth, wastewater treatment efficiency) were monitored and its relationship with the 
production of polymer was evaluated. 
Finally, a lab test was conducted in 1L Erlenmeyer with samples subjected to different 
stress conditions, ones have cycles of light and the others were in dark conditions. In addition, 
the samples were not provided by nutrients, thus it was possible to analyze the behavior of 
cyanobacteria and the production of polymer. By other way, it was possible to study the 
influence of the light cycles and starvation on the process of polymer generation. 
As results, we have found a maximum of productivity of 2.03% of PHB, of sample 
weight, in the photobioreactor and a maximum of 5.2% in the small scale case. Those  
numbers are similar to those obtained in pure cultures, so a cyanobacteria culture fed with 
wastewater is competent, in production, with other kind of cultures, but with lower cost.  
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El consumo mundial anual de los plásticos sintéticos provenientes del petróleo, 
es más de 200 millones de toneladas, con un incremento anual de aproximadamente 
el 5% (Siracusa et al., 2008). Debido a la resistencia a la descomposición de estos 
plásticos sintéticos, la biodegradación de éstos es muy lenta, puede prolongarse por 
más de 100 años. 
El consumo de estos plásticos no degradables representa un impacto negativo 
muy grande para el medio ambiente. Además del tiempo para su descomposición, la 
fauna alrededor de los vertidos, de este tipo de materiales, puede verse afectada de 
diversas maneras, afectando a su hábitat o a la alimentación. Incluso pudiendo 
provocar la muerte de ciertos especímenes.  
La conservación del medio ambiente es uno de los temas más importantes hoy 
en día, por lo que es necesario encontrar alternativas que puedan reemplazar los 
plásticos no biodegradables. 
Los bioplásticos al igual que el plástico convencional está formado de 
polímeros, sin embargo, estos polímeros no son derivados del petróleo. Algunos de 
ellos son obtenidos de recursos vegetales (y renovables), esto permite que los hongos, 
las bacterias y ciertas algas puedan descomponer los polímeros de manera rápida. 
Este tipo de polímeros son polihidroxialcanoatos (PHA). 
Los PHA son poliésteres alifáticos naturales que se sintetizan y se almacenan 
en el citoplasma de las células de organismos procariotas, como bacterias y 
cianobacterias, como reserva de carbono y energía en forma de gránulos insolubles 
(Sudesh et al., 2000).  
Actualmente se producen PHAs utilizando cultivos puros u organismos 
genéticamente modificados. Lo cual aumenta considerablemente el coste de 
producción. Es necesario buscar nuevas estrategias para reducir costes como la 
exploración de nuevas cepas productoras. En el caso de esta investigación, se busca 
una forma de reducir el coste de producción, a partir de cultivar las cianobacterias 
utilizando aguas residuales urbanas como fuente de nutriente, de manera que además 
de producir bioplásticos, se depure el agua de las ciudades y se devuelva al medio con 
unas características aceptables.  
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El objetivo general de esta tesina es extraer y cuantificar los polihidroxibutiratos 
(PHB), obtenidos a partir cianobacterias cultivadas en un sistema terciario de aguas 
residuales, como parte del proceso de depuración, y comparar su viabilidad con otros 
estudios y datos de extracciones, de empresas que se dedican al cultivo en masa de 
cianobacterias.  La cuantificación se lleva a cabo a partir de un cultivo mixto dominado 
por cianobacterias utilizando efluente secundario y digestato como sustrato. 
En cuanto a aprendizaje personal, la metodología y las técnicas de laboratorio 
han sido un componente muy importante para la correcta realización de la tesina. 
Además, el hecho de que sea un tema de investigación y de mejora, hace que haya 
que buscar mucha información, con lo que además hay que aprender a contrastar la 
información y saber hasta qué punto es fiable o útil. 
Para cumplir el objetivo principal, los objetivos específicos son los siguientes: 
- Evaluar y comparar diferentes métodos de extracción de PHBs. 
- Cuantificar los PHBs durante un período de dos meses en un cultivo 
mixto dominado por cianobacterias alimentado por efluente secundario y 
digestato. 
- Evaluar diferentes condiciones lumínicas con déficit de nutrientes 
para optimizar la producción de PHB en las cianobacterias. 
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Estado del arte 
Microalgas y cianobacterias 
Las microalgas y las cianobacterias son microorganismos unicelulares que 
tienen la capacidad de realizar la fotosíntesis. Esto es, son capaces de generar 
biomasa orgánica a partir de CO2 y luz, usando al agua como dador de electrones, 
oxidándola a O2. 
Microalgas y cianobacterias difieren en muchos aspectos, especialmente en 
que las primeras son eucariotas y las segundas son procariotas, pero desde el 
punto de vista de la ingeniería de procesos, lo relevante es que crecen usando luz 
como energía y CO2 como fuente de carbono. Por supuesto, tienen requerimientos 
nutricionales distintas, especialmente teniendo en cuenta que muchas 
cianobacterias pueden fijar N2 atmosférico, mientras que las microalgas necesitan 
especies nitrogenadas como nitrato, amonio o aminoácidos. 
 
 
Figura 1. Cianobacteria Oscillatoria. Fuente propia. 
 
Las cianobacterias son procariotas oxigénicas fotógrafas que pueden ser encontradas 
en cualquier hábitat de la Tierra (Ferris et al. 1996). Las cianobacterias fijan el CO2 a través de 
la reducción pentosa de fosfato (ciclo de Calvin – Benson) y depositan parte de ese carbono 
como glicógeno que les sirve como su carbón- y reserva de energía. En ausencia de luz, ese 
glicógeno se oxida y se genera energía, exclusivamente a partir de la respiración aeróbica 
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(Smith, et al. 1982). Otras bacterias que contienen PHA como energía almacenada oxidan el 
acetyl- CoA, producido a partir del PHB, usando el  ciclo del acido tricarboxylico (TCA Cycle) 
(Dawes, E.A. and Senior, et al. 1973). 
Las cianobacterias se han identificado como un nuevo y rico recurso de componentes 
bioactivos (Abarzua et al. 1999; Shimizu 2003; Bhadury et al. 2004; Dahms et al. 2006).Según el 
tipo de cianobacterias cultivada, se pueden obtener diversos componentes. Por tanto, se 
pueden aprovechar estos cultivos para obtener recursos de manera ilimitada. Algunos de estos 
componentes identificados se pueden encontrar en la tabla 1, de manera que se pueden 
favorecer las condiciones para maximizar la producción de la especie de interés. 
Tabla 1. Componentes producidos según el tipo de cianobacterias. Fuente: R.M.M. Abed et al. 2008 
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 




En condiciones de exceso de los nutrientes esenciales, muchos organismos 
normalmente asimilan y almacenan nutrientes para su futuro consume. Algunos de los 
materiales almacenados identificados en microorganismos, incluyen glicógeno, sulfuros, poli 
aminoácidos, poli fosfatos y lípidos. Los PHAs son materiales lípidos acumulados por una gran 
variedad de microorganismos en presencia de abundantes recursos de carbono (Anderson and 
Dawes et al. 1990).  Los recursos de carbono asimilado son bioquímicamente procesados en las 
unidades de monómeros hidroxialcanoatos, polimerizados y, entonces, almacenados como 
gránulos insolubles al agua en el citoplasma de las células, como se ve en la figura 2. PHA es un 
termoplástico cristalizado con propiedades comparables a las del polipropileno (Doi et al. 
1990). 
Los PHA son naturales, renovables y biopolímeros biocompatibles, producidos por 
bacterias intracelularmente. A partir de ellos, se puede crear materiales plásticos con 
propiedades similares a los provenientes del petróleo, y pueden sustituirlos en muchas 
aplicaciones (Philip et al. 2007,). 
 
 
Figura 2. PHA contenidos en cianobacterias. Fuente: R.M.M. Abed et al. 2008 
 
Estudios también afirman que se pueden utilizar para producir hidrogeno gas, que 
constituye una alternativa de futuro para los limitados recursos fósiles (Dutta et al. 2005). Las 
ventajas de usar hidrogeno biológico como combustible es beneficioso para el medio 
ambiente, eficiente renovable y no produce emisiones de dióxido de carbono durante su 
producción y utilización (Lindbald et al. 1999). Más de 14 tipos de cianobacterias incluyendo 
Anabaena, Calothrix, Oscillatoria, Cyanothece, Nostoc, Synechococcus, Microcystis, 
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Gloeobacter, Aphanocapsa, Chroococcidiopsis and Microcoleus son conocidas por su 
capacidad de producir hidrogeno gas en determinadas condiciones (Lambert and Smith 1977; 
Sveshnikov et al. 1997; Masukawa et al. 2001). 
Fotobiorreactores 
Los fotobiorreactores (FBR) son dispositivos destinados al cultivo masivo de 
microalgas. Para ello, tienen que mantener un medio estable (temperatura, pH, baja 
concentración de O2) y proporcionar los nutrientes necesarios para el crecimiento incluyendo 
la luz. Existen dos filosofías de diseño opuestas. Los reactores abiertos priman la economía 
aceptando un control pobre del entorno mientras que los FBR cerrados consiguen unas 
condiciones estrechamente controladas que permiten a las microalgas crecer a una velocidad 
óptima a cambio de un mayor coste.  
En los fotobiorreactores abiertos el cultivo está en contacto con la atmósfera. Son 
instalaciones que intentan compensar con un bajo coste una baja productividad debida a un 
control poco estricto o inexistente de condiciones como el pH o la temperatura. Al estar 
abiertos son susceptibles a la invasión por otros microorganismos incluyendo microalgas, por 
lo que son especialmente adecuados para especies robustas y de rápido crecimiento. 
Sin embargo, pese a estos inconvenientes, la mayoría de las microalgas producidas en 
el mundo provienen de este tipo de sistemas. Su gran ventaja es que es fácil y económico 
construirlos en grandes volúmenes incluso de cientos de metros cúbicos. 
 
Existen dos tipos básicos de fotobiorreactores abiertos: "open ponds"(figura 3) que, 
como su nombre indican son simples receptáculos del tamaño y forma adecuado y los 
"raceways" (figura 4) que, además son capaces de suministrar agitación y mezcla, facilitar el 
intercambio de gases e incluso controlar el pH en cierta medida. 
 
 
Figura 3. FBR abierto tipo “open ponds”. Fuente: http://www.ual.es  
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Figura 4. FBR abierto tipo “raceways”. Fuente: http://www.ual.es 
 
Los fotobiorreactores cerrados se denominan así porque mantienen al cultivo 
totalmente aislado del medo ambiente exterior. Típicamente están equipados con sistemas de 
agitación, aireación, control del pH, intercambio del calor, adición de medio y CO2. Los 
fotobiorreactores cerrados son dispositivos muy especializados, a menudos diseñados 
específicamente para una especie concreta. 
Los fotobiorreactores tubulares, además, tienen partes separadas para la captación de 
la luz y para la desgasificación, por lo que permiten optimizar ambas funciones a cambio de un 
coste mayos que puede ser compensado por una mayor productividad. 
Existen 3 tipos de fotobiorreactores cerrados, los que son de columna, los reactores 
planos y los reactores tubulares. 
 
Los fotobiorreactores de columna (figura 5) consisten en una columna de burbujeo de 
material transparente de diámetro y altura determinados. 
Dentro de los fotobiorreactores cerrados, las columnas son fáciles de construir ya que 
su forma cilíndrica ayuda a distribuir la luz y soporta bien la presión en la base. 
Son dispositivos son sencillos ya que el burbujeo proporciona la mezcla del sistema, la 
retirada del O2 y el aporte de CO2 que se puede mezclar con la corriente de aireación. 
Se han utilizado columnas con recirculación interna con el objeto de mejorar el flujo y 
prolongar el contacto de los gases, mejorando así la transferencia de materia. 
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 




Su principal problema es el escalado. Es difícil construirlas de gran volumen ya que al 
aumentar el diámetro se aumenta muy deprisa la proporción de volumen oscuro, 
disminuyendo la productividad. Tampoco es posible hacerlas muy altas ya que la presión en la 
base dificulta el burbujeo y causa estrés hidrodinámico. 
Las columnas de burbujeo, por su posición vertical, tampoco son buenas captadoras de 
luz, especialmente a mediodía, que es precisamente cuando la radiación solar es máxima. Es 
difícil construir columnas inclinadas ya que pierden muchas de sus ventajas. 
 
Figura 5. FBR cerrado de columna. Fuente: http://www.ual.es 
 
Los reactores planos (figura 6) son similares a las columnas en su filosofía: aúnan 
agitación e intercambio de materia en el mismo espacio en el que se capta la luz, pero intentan 
resolver algunos de los problemas de las columnas. 
     - El paso óptico se puede hacer tan delgado como se quiera. 
     - Es posible escalar el FBR incrementando su longitud, sin modificar la altura de 
líquido ni el paso óptimo. 
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     - Pueden construirse de manera muy sencilla y económica: es suficiente un bastidor 
y un recubrimiento plástico. 
     - Se pueden construir inclinados y es posible orientarlos hacia el sol, para maximizar 
así la captación de luz y con ello la productividad. 
En la práctica no es fácil construir FBRs planos demasiado largos por la dificultad que 
tiene esta geometría para soportar la presión hidrostática. Además, pese a que pueden 
inclinarse, siguen siendo dispositivos verticales (dependen del burbujeo) y son por lo tanto 
pobres captadores de luz en muchos momentos del día. 
 
Figura 6. FBR cerrado plano. Fuente: http://www.ual.es 
 
 
Finalmente, los FBRs tubulares (figuras 7 y 8) son los más sofisticados y los más 
especializados, pero son también los más caros de construir. El diseño distingue dos partes: 
lazo y desgasificador: 
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     - Lazo: es la parte en la que se lleva a cabo la captación de la energía solar. Se 
denomina "lazo" porque es un tubo dispuesto de alguna manera que proporcione una forma 
compacta, lo que requiere codos y curvas. El lazo está específicamente diseñado para la 
captación de la luz, sin tener que preocuparnos por los intercambios de calor o materia, lo que 
permite optimizar la productividad maximizando la eficiencia fotosintética. 
     -Desgasificador: es la parte en la que se lleva a cabo el intercambio de materia, 
especialmente la desorción de O2 y los intercambios térmicos a través de cambiadores de 
calor que se pueden instalar al efecto. 
 
Los diseños buscan la simplicidad y la economía a la vez que intentan un 
aprovechamiento óptimo del suelo con el objeto de resultar económicos. 
 
 
Figura 7. FBR cerrado tubular tipo “valla”. Fuente: http://www.ual.es 
 
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 





Figura 8.  FBR cerrado tubular tipo doble lazo horizontal. Fuente: http://www.ual.es 
Polihidroxialcanoatos 
Los Polihidroxialcanoatos o PHA son poliésteres lineales producidos en la naturaleza 
por la acción de las bacterias por fermentación del azúcar o lípidos. Las bacterias los producen 
como mecanismo de almacenamiento de carbono y energía. Más de 
150 monómeros diferentes se pueden combinar para dar este tipo de materiales con 
propiedades extremadamente diferentes (Doi, Y; Steinbuchel, A. (2002). Biopolymers. Weinheim, 
Germany: Wiley-VCH). Estos plásticos son biodegradables y se usan en la producción de 
biopolímeros. 
Pueden ser materiales termoplásticos o elastómeros, con puntos de fusión de entre 40 
y 180°C. 
Las propiedades mecánicas y biocompatibilidad del PHA también se puede cambiar 
mediante la mezcla, la modificación de la superficie o la combinación de PHA con otros 
polímeros, enzimas y materiales inorgánicos, por lo que es posible para una gama más amplia 
de aplicaciones.  
 
Los polihidroxialcanoatos más comunes son el P3HB (ácido polihidroxibutírico), el PLA 
(Poliácido láctico o polilactida), el PGA (Ácido poliglicólico), el P3HV (poly(3-hidroxivalerato)) y 
el P(3-HHx) (poli(3-hidroxihexanoato)).  
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Dependiendo de la longitud de la cadena lateral (figura 9), tres tipos de PHAs se 
pueden diferenciar: 
 Si R contiene de 1-2 átomos de carbono se llaman PHAs de cadena lateral 
corta, denominados scl-PHA (del inglés short chain length-PHA). 
 Si R contiene de 3 a 13 átomos de carbono se llaman PHAs de cadena 
lateral media, denominados mcl-PHA (medium chain length-PHA). 
 Si R comprende más de 14 átomos de carbono se llaman PHAs de cadena 
lateral larga, denominados lcl-PHA (long chain length-PHA). 
 
 
Figura 9. Estructura molecular básica del PHA. Fuente: www.quimicaviva.qb.fcen.uba.ar 
 
Para producir PHA, se hace un cultivo de un microorganismo tal como Alcaligenes 
eutrophus, se coloca en un medio adecuado y con los nutrientes apropiadas de modo que se 
multiplique rápidamente. Una vez que la población ha alcanzado un nivel considerable, la 
composición de nutrientes se cambia para forzar al microorganismo para sintetizar PHA. El 
rendimiento de PHA obtenido de las inclusiones intracelulares puede ser tan alto como del 
80% del peso seco del organismo. 
La biosíntesis de PHA es generalmente causada por ciertas condiciones de deficiencia 
(por ejemplo, falta de macroelementos, tales como fósforo, nitrógeno, elementos traza, o la 
falta de oxígeno) y el exceso de oferta de fuentes de carbono. 
Los poliésteres se depositan en forma de gránulos altamente refractivos en las células. 
Dependiendo del microorganismo y las condiciones de cultivo, se generan homo-o 
copoliésteres con diferentes ácidos hydroxialcanicos. Los gránulos de PHA se recuperan 
entonces mediante la interrupción de las células (Jacquel, Nicolas; Lo, Chi-Wei; Wei, Yu-Hong; 
Wu, Ho-Shing; Wang, Shaw S. (2008). «Isolation and purification of bacterial poly(3-
hydroxyalkanoates)». Biochemical Engineering Journal 39: 15).  
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La forma más sencilla y común de producción de PHA es la fermentativa 
de Polihidroxibutirato (poli-3-hidroxibutirato, P3HB), que está formada por la repetición de 
entre 1000 y 30000 monómeros de ácidos grasos hidroxilados. 
En la producción industrial de PHA, el poliéster se extrae y purifica a partir de las 
bacterias mediante la optimización de las condiciones de la fermentación microbiana 
de azúcar o glucosa. 
La compañía química británica Imperial Chemical Industries (ICI), desarrolló en la 
década de 1980, un copoliéster producido a partir de 3-hidroxibutirato y 3-
hidroxivalerianacido. Este se vende bajo el nombre de "Biopol". Fue distribuido en los EE.UU. 
por la compañía Monsanto y Metabolix.  ( Ewa Rudnik (2008). Compostable Polymer Materials. 
Elsevier. p. 21. ISBN 978-0-08-045371-2).  
Como materia prima para la fermentación, no solo se pueden utilizar carbohidratos 
tales como glucosa y sacarosa, sino también aceite vegetal o glicerina a partir de la producción 
de biodiesel. Los investigadores de la industria están trabajando en métodos con los que los 
cultivos transgénicos se desarrollarán rutas de síntesis que expresa la PHA por bacterias y por 
lo producen PHA como el almacenamiento de energía en sus tejidos. 
El PHA se procesa principalmente mediante moldeo por inyección, extrusión y 
extrusión de burbujas en películas y cuerpos huecos. 
Los polímeros de PHA son termoplásticos, pueden ser procesadas en equipos de 
procesamiento convencionales, y son, dependiendo de su composición: dúctiles y más o 
menos elásticos. Difieren en sus propiedades en función de su composición química. Los PHAs 
son solubles en disolventes halogenados tales cloroformo o diclorometano (Jacquel, N.; et al. 
(2007)).  
Son estables a la luz UV, en contraste con otros bioplásticos a partir de polímeros tales 
como ácido poliláctico, con temperaturas de uso de hasta 180°C y muestran una baja 
permeabilidad del agua. 
La procesabilidad, resistencia al impacto y flexibilidad mejora con un mayor porcentaje 
de valerianato en el material.  
El PHB es similar en sus propiedades al polipropileno (PP), tiene buenas propiedades 
de barrera contra la humedad y aroma. 
El ácido polihidroxibutírico sintetizado a partir de PHB puro es relativamente frágil y 
rígido. Los copolímeros de PHB, que pueden incluir otros ácidos grasos tales como ácido beta-
hidroxivaleriato, pueden ser elásticos.  
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El homopolímero PHB es un polímero de alta cristalinidad rígido y bastante quebradizo 
cuyas propiedades mecánicas no difieren de las del poliestireno, aunque es más sólido y 
resistente a las temperaturas. Las áreas de predilección para la aplicación del homopolímero 
se encuentran en los campos de la medicina/biología. 
En la figura 10, se puede apreciar las diferentes propiedades típicas del PHB.  
 
Figura 10. Propiedades típicas del PHB. Fuente: www.goodfellow.com 
Potencialmente se usa en la industria farmacológica y médica por sus propiedades de 
biodegradabilidad e impermeabilidad al agua (Chen, GQ; Wu, Q (2005)).  
Hay aplicaciones potenciales para los PHA producidos por microorganismos dentro de 
las industrias médica y farmacéutica, principalmente debido a su biodegradabilidad y 
solubilidad en el cuerpo humano. Aplicaciones de fijación y ortopédicos incluyen sutura 
quirúrgica, elementos de sujeción de sutura, tornillos y placas de hueso, parches 
cardiovasculares, pasadores ortopédicos, dispositivos de reparación de los tendones, 
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 




ligamentos y tendones, injertos oculares, sustitutos de la piel, sustitutos de injerto óseo, 
clavijas de hueso, apósitos para heridas,  entre muchas otras. 
Existen empresas, a nivel global, que se dedican a la producción y distribución de este 
tipo de materiales. En la figura 11 se muestran algunas de estas empresas, además de la 
ubicación de su centro de producción, el producto que comercializan y el nombre del 
producto, en este caso el PHB. 
 
Figura 11. Empresas de distribución global del PHB. Fuente: http://www.textoscientificos.com 
El PHA se degrada por dos vías principales, una intracelular y otra extracelular, 
mediante PHA hidrolasas y PHA depolimerasas. Sin embargo, el tiempo de degradación de una 
pieza de PHA va de unos meses hasta años dependiendo de la composición del plástico y de las 
condiciones del medio. 
La degradación de PHB produce ácido D-3-idroxubutídico, metabolito normalmente 
presente en la sangre. La biodegradación de PHB es un aspecto importante de su utilidad como 
plástico para productos disponibles en artículos de consumo  
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 






La investigación se ha llevado a cabo en el Departament d’Enginyeria Hidràulica, 
Marítima i Ambiental (DEHMA) de la Escuela de Caminos, Canales y Puertos. El laboratorio se 
encuentra en el edificio D1 del Campus Nord de la UPC, en Barcelona, en la calle Jordi Girona, 
31, con código postal 08034. 
En la figura 1, se muestra la ubicación aproximada del laboratorio. 
 
Figura 1. Situación geográfica del laboratorio. 
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Monitoreo de producción de polihidroxialcanoatos en un sistema 
terciario de aguas residuales 
La muestra analizada fue tomada de un FBR es cerrado de tipo columna, construido 
con plástico metacrilato transparente.  Como se ve en la figura 2 consiste en una columna de 
25 cm de diámetro con una altura de unos 80 cm, con una capacidad de unos 30 litros. Está 
conectado a un depósito de alimentación, que se llena con agua proveniente del lagunaje 
realizado en la azotea del mismo edificio. Por otro lado, está conectado a un depósito de 
purga, de donde se obtienen las muestras para los análisis. En este último depósito se 
almacena el agua residual, una vez tratada que debería devolverse al medio. También se 
dispone de luz para la supervivencia de las especies de algas, esta luz se mantiene encendida 
de las 20:00 horas a las 08:00 horas. 
 
 
Figura 2. FBR utilizado para el cultivo. 
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El tiempo de retención hidráulica del FBR es de 10 días y se alimentaba diariamente de 
manera semicontinua, trabajando a n tiempo de retención hidráulico de 10 días, con un 10% 
de su capacidad, con esto, se añaden 3 litros de agua residual proveniente de lagunaje, como 
tratamiento terciario de agua residual urbana y adicionando 50 mL de digestato. Purgando 
también 3 litros del interior de FBR para mantener constante el volumen de liquido.  
El efluente del FBR era sometido a detección y cuantificación de PHB. Este proceso se 
divide en análisis cualitativos y cuantitativos. Por una parte se detectaron los bioplásticos 
mediante métodos de tinción (negro de sudan y Azul del Nilo A). Para después extraer y 
cuantificar el porcentaje de materia total y orgánica contenida en el PBR, y por otro lado 
realizar la cuantificación de bioplásticos. Comprobando paralelamente mediante métodos 
cualitativos los resultados obtenidos. 
En cuanto al cultivo del FBR, las cianobacterias son dominantes (figura 3), aunque no 
se trata de un cultivo puro, como ocurre en cultivos de empresas que se dedican a la 
producción en masa de estas cianobacterias para la extracción de PHA. 
 
 
Figura 3. Cultivo mixto del FBR. 
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Tinción Azul del Nilo 
En primer lugar, para la detección de polímero (PHA), se utilizan dos métodos, de 
manera que se intenta reducir la posibilidad de error. Por un lado, está el método del “azul del 
Nilo”, con el que, una vez teñida, se excita la muestra mediante fluorescencia de manera que 
resalta el polímero. Es un método cualitativo puesto que no se obtiene una cantidad 
determinada, pero da una orientación de la cantidad de polímero contenido en la muestra. El 
procedimiento para teñir mediante este método, primeramente, se fijan unas gotas de 
muestra a un portaobjetos, mediante fijación por calor. En segundo lugar se cubre la muestra 
con tinte acuoso Azul del Nilo al 1%, a una temperatura de 55ºC, durante 5 minutos. Después 
de este tiempo, se limpia la muestra con una dilución al 8% de acido acético en agua. Por 
último se deja secar y se observa en un microscopio de fluorescencia como el de la figura 4. 
 
Figura 4. Microscopio de fluorescencia. 
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Tinción Negro de Sudán 
Por otro lado, el método “Negro de Sudán”, este método permite una observación más 
sencilla, en un microscopio normal. Con este método, se puede apreciar el polímero teñido de 
color negro, aunque puede es menos preciso puesto que toda la materia inorgánica queda 
teñida de este color. Al igual que el método del “Azul del Nilo” es un método cualitativo. El 
procedimiento para usar este métodos fijar unas gotas muestra a un portaobjetos, mediante 
fijación por calor. Seguidamente se cubre la muestra con tinte “Negro de Sudán” y dejar 
reposar entre 5 y 10 minutos. Se limpiar el sobrante con Xyleno y se deja secar unos minutos. 
Se le añadir Safranina a la muestra y dejarla unos 10 segundos. Por último se limpiar la 
muestra con agua destilada y se deja secar. En este caso se puede observar en un microscopio 
convencional como el de la figura 5. 
 
Figura 5. Microscopio convencional. 
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Extracción y cuantificación del polímero 
Por último, se cuantifican los bioplásticos y se comprueba si lo obtenido anteriormente 
concuerda con los resultados. Existen muchos métodos para la cuantificación, en este caso se 
ha utilizado la extracción con cloroformo. Durante la investigación se observó que los valores 
variaban mucho dentro de una misma muestra, por lo que se fue modificando el método y 
adaptándolo hasta obtener unos errores aceptables.  
Método inicial 
Inicialmente, el método consistía en pesar una cantidad determinada de muestra e 
introducirla en un tubo de DQO, añadir 3mL de lejía comercial y ponerlo en un baño de agua a 
45ºC durante 1 hora y 15 minutos, Centrifugar a 4200 rpm por 8 minutos y descartar 
sobrenadante, añadir 4 mL de agua desionizada y agitar con vortex 2 minutos, centrifugar a 
4200 rpm durante 3 minutos y descartar sobrenadante, añadir 4 mL de agua desionizada y 
agitar con vortex 2 minutos, centrifugar a 4200 rpm durante 3 minutos y descartar 
sobrenadante, añadir 5 mL de acetona y agitar 2 minutos con el vortex, centrifugar a 4200 rpm 
durante 3 minutos y descartar sobrenadante, añadir 10 mL de alcohol etílico y agitar con 
vortex 2 minutos, centrifugar a 4200 rpm durante 3 minutos y descartar sobrenadante, añadir 
3 mL de cloroformo, colocar en baño de agua hirviendo, esperar que se caliente el cloroformo 
y agitar con vortex 2 minutos, centrifugar a 4200 rpm 3 minutos, extraer el cloroformo y verter 
en matraz aforado de 10 mL repetir los pasos 12, 13 y 14 dos veces más, enrasar matraz hasta 
10 mL y agitar, toma una muestra de cada matraz en un tubo y evaporar el cloroformo, añadir 
10 mL de acido sulfúrico y poner en baño de agua hirviendo durante 10 minutos, esperar a que 
se enfrié a temperatura ambiente y agitar, esperar a que el acido quede sin burbujas y medir 
en espectrofotómetro a longitud de onda 235mm. 
Con este método, se obtenían errores que oscilaban entre el 15 y el 50% de polímero 







Réplica 1 18,2418 4,726426656 
45,28059881 
Réplica 2 16,55886 9,17855362 
Tabla 1. Error obtenido con el primer método de cuantificación. 
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Con este error, los resultados son poco fiables, por lo que se buscaron maneras de 
optimizar el método, de manera que se obtuviese un varianza aceptable e intentar aumentar 
la cantidad de polímero extraída. 
Después de probar con estas modificaciones, se detectó un ligero aumento en la 
cantidad de polímero extraída, pero no una cantidad significante, por lo que se continúa 
modificando el método.  Finalmente, después de hacer algunas modificaciones en el 
procedimiento se llegó a duplicar la extracción y se estabilizó el error alrededor de un 10%, 
datos bastante más aceptables que con el método inicial. 
Método final 
Por tanto, el procedimiento final resulta en pesar una cantidad determinada de 
muestra e introducirla en un tubo de DQO, añadir 3mL de hipoclorito de sodio al 15% w/v, 
añadir 5 gotas de hidróxido de sodio(NaOH) al 50%, añadir 3mL de cloroformo y ponerlo en un 
baño de agua a 70-75ºC durante 1 hora y 30 minutos. Agitando con el vortex cada 15 minutos. 
Centrifugar a 4200 rpm por 5 minutos y descartar sobrenadante (hipoclorito de sodio). Añadir 
3 mL de agua desionizada y agitar con vortex 2 minutos. Centrifugar a 4200 rpm durante 5 
minutos y descartar sobrenadante (agua). Añadir 3 mL de cloroformo, colocar en baño de agua 
hirviendo, esperar que se caliente el cloroformo y agitar con vortex 2 minutos. Centrifugar a 
4200 rpm durante 3 minutos. Con pipeta Pasteur extraer el cloroformo y verter en un matraz 
aforado. Añadir 2 mL de cloroformo más al tubo. Colocar en baño de agua hirviendo, esperar 
que se caliente el cloroformo y agitar con vortex. Centrifugar a 4200 rpm 3 minutos. Extraer el 
cloroformo, verter en matraz de 10 mL y enrasar. Toma una muestra de cada matraz en un 
tubo y evaporar el cloroformo. Añadir 10 mL de acido sulfúrico y poner en baño de agua 
hirviendo durante 10 minutos. Esperar a que se enfríe a temperatura ambiente y agitar. 
Esperar a que el acido quede sin burbujas y medir en espectrofotómetro a longitud de onda 
235mm. 
Una vez obtenido el valor numérico proporcionado por el espectrofotómetro 
(absorbancia), se calcula la cantidad de polímero extraído. A partir de la recta de calibrado de 
la gráfica 1, se obtiene la concentración de polímero. 
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Gráfica 1. Recta de calibrado a partir de la absorbancia. Fuente: DEHMA – UPC. 
 
Una vez obtenida esta concentración que había en el tubo con los 10 mL de 
cloroformo, mediante factores de conversión se obtiene la cantidad de polímero extraída. Por 
último, a partir de la cantidad de sólidos se puede comparar con otros estudios con el 
porcentaje en peso, que hay de polímero, en los sólidos de la muestra. 
 
Optimización de producción de bioplásticos en el efluente de un 
sistema terciario de aguas residuales 
Una vez comprobado el método, se realizó un ensayo basado en la hipótesis de que 
bajo estrés por déficit de nutrientes y diferentes condiciones de luz (figuras 6 y 7), las 
cianobacterias tienden a acumular más polímero. Además se aprovechó para estudiar 
diferentes condiciones, si la ausencia de luz influye en la generación de polímero. 
El ensayo consistía en doce Erlenmeyers de 1 litro cada uno. Seis de ellos expuesto a 
ciclos de luz de 12h y otros 6 completamente a oscuras, como se observa en las figuras 16 y 17, 
todos ellos recibiendo agitación constante. Se realizaba 1 extracción de 250mL semanalmente 
y a dichas muestras (1 por cada Erlenmyer) se le realizaban análisis de sólidos, PH, alcalinidad, 
cantidad de clorofila, aniones, DQO, turbidez, amonio y oxigeno disuelto para hacer el 
seguimiento del estado de las cianobacterias. El procedimiento seguido para la realización de 
dichos análisis es el descrito en Standard Methods for the Examination of Water & Waterwater 
(APHAAWWA-WPCF, 2001). 








0 0,5 1 1,5 2 2,5 3
Absorbancia
concentración (mg/mL)
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Además, la cuantificación de polímero extraído. El objetivo del ensayo, era estudiar 
cómo iba evolucionando la cantidad de polímero contenido en las cianobacterias a medida que 
escaseaban los nutrientes, puesto que no recibían alimentación. 
 
 




Figura 7. Ensayo expuesto a ciclos de luz. 
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Descripción y metodología de análisis de los parámetros de las muestras 
pH: es una medida de acidez o alcalinidad de una disolución. El pH indica la 
concentración de iones hidronio [H3O]
+ presentes en determinadas disoluciones. En disolución 
acuosa, la escala de pH varía, típicamente, de 0 a 14. Son ácidas las disoluciones con pH 
menores que 7 (el valor del exponente de la concentración es mayor, porque hay más iones 
hidrógeno en la disolución). Por otro lado, las disoluciones alcalinas tienen un pH superior a 7. 
La disolución se considera neutra cuando su pH es igual a 7, por ejemplo el agua. 
El valor del pH se puede medir de forma precisa mediante un potenciómetro, también 
conocido como pH-metro , un instrumento que mide la diferencia de potencial entre 
dos electrodos: un electrodo (generalmente de plata/cloruro de plata) y un electrodo de vidrio 
que es sensible al ion de hidrógeno. 
Alcalinidad (o basicidad): se puede definir como una medida de la capacidad de un 
líquido para neutralizar ácidos. En las aguas naturales, esta propiedad se debe principalmente 
a la presencia de ciertas sales de ácidos débiles, aunque también puede contribuir la presencia 
de bases débiles y fuertes. Para su medición, se añade ácido (en este caso ácido clorhídrico) 
con una concentración conocida. De manera que, conociendo la cantidad de ácido añadida, su 
concentración y la variación de pH de la muestra, se puede expresar la alcalinidad como mg/l 
de CaCO3 (carbonato de calcio). 
Clorofila: son un grupo de pigmentos verdes que se encuentran en diversas células 
eucariotas que poseen cloroplastos (plantas, algas) y algunos procariotas. Tiene típicamente 
dos tipos de absorción en el espectro visible, uno en el entorno de la luz azul (400-500 nm de 
longitud de onda), y otro en la zona roja del espectro (600-700 nm); sin embargo reflejan la 
parte media del espectro, la más nutrida y correspondiente al color verde (500-600 nm).  La 
cuantificación de ésta, se realizaba mediante un espectrofotómetro. 
Aniones: se corresponden a nitritos, nitratos, fosfatos y sulfatos. La medición se 
realizaba  mediante cromatografía iónica en el cromatógrafo del laboratorio. 
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DQO (Demanda química de oxigeno): es un parámetro que mide la cantidad de 
sustancias susceptibles de ser oxidadas por medios químicos que hay disueltas o en 
suspensión en una muestra líquida. Se utiliza para medir el grado de contaminación y se 
expresa en miligramos de oxígeno diatómico por litro (mgO2/l). El objetivo principal es medir 
la concentración de materia orgánica, aunque sufre interferencias por la presencia 
de sustancias inorgánicas susceptibles de ser oxidadas (sulfuros, sulfitos,yoduros...), que 
también se reflejan en la medida. 
Turbidez: es la falta de transparencia de un líquido debido a la presencia de partículas 
en suspensión. Cuantos más sólidos en suspensión haya en el líquido (generalmente se hace 
referencia al agua), más sucia parecerá ésta y más alta será la turbidez. La turbidez es 
considerada una buena medida de la calidad del agua, cuanto más turbia, menor será su 
calidad. La turbidez se mide en Unidades Nefelométricas de turbidez, o Nephelometric 
Turbidity Unit (NTU). El instrumento usado para su medida es el nefelómetro o turbidímetro, 
que mide la intensidad de la luz dispersada a 90 grados cuando un rayo de luz pasa a través de 
una muestra de agua 
 
Oxigeno disuelto (OD): es la cantidad de oxígeno que está disuelta en el agua. Es un 
indicador de cómo de contaminada está el agua o de lo bien que puede dar soporte esta agua 
a la vida vegetal y animal. Generalmente, un nivel más alto de oxígeno disuelto indica agua de 
mejor calidad. Si los niveles de oxígeno disuelto son demasiado bajos, algunos organismos no 
pueden sobrevivir. Los niveles de oxígeno disuelto típicamente pueden variar de 7 y 12 partes 
por millón (ppm o mg/l). A veces se expresan en términos de Porcentaje de Saturación. La 
medición se realiza mediante un medidor de oxigeno, que devuelve directamente la cantidad 
de oxigeno disuelto en mg/l.  
Amonio: Los iones amonio son un producto tóxico de desecho del metabolismo en 
los animales. El amonio es una fuente de nitrógeno para las algas. La medición se realiza a 
partir de muestra filtrada, a la que se añade solución oxidante y solución alcalina, y midiendo 
más tarde en el espectrofotometría longitud de onda 640 nm.  
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Características de FBR.  
 
Como se menciona anteriormente, todos los análisis se realizan a partir de muestra 
obtenida de un FBR. Las características de éste, de media durante el período de análisis, son 
las expuestas en la tabla 1. 
 
Características fotobiorreactor 
 Amonio [mg/L] 0,391 
Nitratos [mg/L] 49,2 
Fosfatos [mg/L] 3,61 
DQO [mg/L] 147,9 
Alcalinidad [mg/L] 142,14 
Turbidez [UNT] 749 
Oxigeno disuelto [mg/L] 5,94 
Clorofila [mg/L] 4,99 
Sólidos totales [g/L] 1,6 
Sólidos volátiles [g/L] 1,04 
Tabla 1. Características medias del FBR. 
 
Estos datos pueden proporcionar una idea de las características del cultivo de 
microalgas y cianobacterias, de manera que se puedan entender mejor los resultados.  
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Polihidroxialcanoatos producidos en un cultivo mixto dominado por 
cianobacterias como sistema terciario de aguas residuales  
 
Resultados cualitativos 
Paralelamente a la cuantificación, hay diversos resultados cualitativos, dependiendo 
del método utilizado, anteriormente explicados. Por un lado se ha utilizado la tinción mediante 
negro de Sudan y por otro lado, la tinción azul del Nilo. 
 
Resultados cualitativos Negro de Sudán 
A partir de la tinción, mediante el método del negro de Sudan, se obtienen resultados 
aproximados. Este método tiñe en color rojo la materia orgánica, y en color negro los gránulos 
de polihidroxialcanoatos, como se muestra en la figura 1. De esta manera, parte de lo que se 
ve en color negro es tanto polímero como materia inorgánica. Por tanto este método, no 
permite distinguir claramente el PHB contenido en las cianobacterias. 
 
Figura 1. En rojo bacterias y microalgas, en negro la materia inorgánica. 
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Resultados cualitativos azul del Nilo 
Mediante esta tinción y un microscopio de fluorescencia, se excita el polímero con una 
longitud de onda determinada. Debido a esta excitación desprende un poco de brillo. Debido a 
que cada componente de la materia inorgánica se excita a una longitud de onda determinada, 
se puede aplicar la necesaria para recibir la respuesta adecuada. De esta forma se obtiene un 
resultado cualitativo más fiable que el obtenido con el método anterior. En la figura 2 se 
aprecia como el polímero emite brillo, mientras que el resto de materia se ve de forma más 
tenue. De esta manera, podemos diferenciar lo que es materia inorgánica de lo que es PHB, 
que es el objetivo de esta investigación, sin tantas interferencias como en el método anterior. 
 
 
Figura 2. Iluminados gránulos de PHB, excitados con fluorescencia. 
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Cuantificación de PHB en el FBR 
Uno de los posibles motivos,  que podría limitar la extracción, serían los reactivos 
utilizados para la obtención del polímero, por lo que se cambiaron algunos de los productos 
químicos utilizados por otros de mayor pureza. Y por otro lado, se añadió hidróxido de sodio 
en el proceso para facilitar la extracción de polímero de las cianobacterias. 
 
A partir del FBR descrito anteriormente, la cantidad de polímero extraído es la 
representada en la tabla 2. 
Fecha Polímero extraído (mg/g) % PHB 
09/09/2015 6.02 
 
22/09/2015 7.14 0.71 
29/09/2015 4,99 0.50 
06/10/2015 20.32 2.03 
13/10/2015 19.33 1.93 
Tabla 2. Polímero extraído en función del peso de los sólidos de la muestra. 
 
Se observa una anomalía en la muestra con fecha del 22/09/2015, por tanto se 
desprecia esta muestra para hacer el estudio. 
A partir de estos datos, se observa en la gráfica 1, la evolución en cuanto a la 
producción de polímero. 
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Gráfica 1. Evolución de la extracción de polímero. 
Se obtuvo un máximo de 20.32 mg de polímero/g de muestra seca, lo que corresponde 
a porcentaje de 2.03% de PHB respecto al peso de la muestra,  y un mínimo de 4.99 mg de 
polímero/g de muestra seca, equivalente a 0.50% de PHB.   
 
Optimización de la producción de PHA 
En el ensayo que se realizó, con el objetivo de mejorar la producción de 
polihidroxibutiratos, se comprobó, a partir de la cuantificación de PHB, que en el caso de 
cianobacterias sometidas a condiciones de estrés la producción de polímero era mayor. 
Semanalmente,  se realizaba un seguimiento de los parámetros para conocer las características 
y estado del cultivo. En las tabla siguientes se muestran los valores del día 0 (tabla 3) y el día 20 
(tabla 4) de experimentación. Donde, cada una de las muestras S (“sample”) representan la 
muestra contenida en un matraz Erlenmeyer expuesto a los ciclos de luz y, por otro lado, las 
muestras  DS (“dark sample”) representan a los cultivos a oscuras. 
 
  S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
pH 8,21 8,21 8,21 8,21 8,21 8,21 
OD 6,92 6,92 6,92 6,92 6,92 6,92 
Turbidez 320 320 320 320 320 320 
DQO 53 53 53 53 53 53 
Alcalinidad 9,5 9,5 9,5 9,5 9,5 9,5 
Amonio 0,028 0,028 0,028 0,028 0,028 0,028 
Clorofila (750 nm) 0,005 0,005 0,005 0,005 0,005 0,005 
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  S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
pH 8,79 8,28 8,31 7,72 7,74 7,74 
OD 7,72 8 8,18 8,13 8,25 8,3 
Turbidez 682 422 27 314 309 337 
DQO 134 67,3 151 58,7 39,9 60,6 
Alcalinidad 20,5 18 15,3 8,1 7,9 8,3 
Amonio 0 0 0 0 0 0 
Clorofila (750 nm) 0,007 0,009 0,008 0,009 0,008 0,009 
Tabla 4. Condiciones finales del cultivo de microalgas y cianobacterias. 
 
Por otro lado, los datos medios de los cultivos (tabla completa de valores en anejo 1) 
son los mostrados en la tabla 5. 
 
S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
Volumen 
Muestra 
pH 9,5715 9,5385 9,5355 7,72 7,674 7,6385 
 OD 7,483 7,459 7,3215 7,6065 7,588 7,5635 
 Turbidez 588,15 544,6 446,9 321,2 317,45 322,05 
 DQO 67,64 57,52 84,42 42,26 43,62 48,74 
 Alcalinidad 13,04 11,91 10,89 7,34 6,67 7,24 
 Amonio 0 0 0 0 0 0 
 Clorofila (750 
nm) 
0,0064 0,0086 0,0074 0,0064 0,0052 0,0056 
7,07 
Tabla 5. Condiciones medias del cultivo a lo largo del ensayo. 
Analizando los resultados de los análisis obtenidos se puede estudiar la evolución del 
cultivo a lo  largo del tiempo.  
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La clorofila puede detectarse fácilmente gracias a su comportamiento frente a la luz. 
Medir ópticamente la concentración de clorofila en una muestra de agua da poco trabajo y 
permite una estimación suficiente de la concentración de fitoplancton (algas microscópicas) e, 
indirectamente, de la actividad biológica; de esta manera la medición de clorofila es un 
instrumento importante de vigilancia de los procesos de eutrofización. A partir de la gráfica 2, 
se observa, en el caso de las muestras expuestas a ciclos de luz “S”, una tendencia ascendente 
hasta aproximada la última semana. Un aumento en la cantidad de clorofila indica que la 
cantidad de biomasa aumenta. Este aumento está justificado ya que las microalgas disponen 
de nutrientes y al estar expuestas a ciclos de luz pueden realizar la fotosíntesis para 
alimentarse. Por otro lado, en el cultivo que no dispone de luz, el nivel de clorofila disminuye 
desde el momento inicial. Al no disponer de luz, las algas no pueden realizar la fotosíntesis y 
van muriendo poco a poco, lo que queda representado como una reducción del nivel de 
clorofila. 
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El amoníaco, junto con los nitritos y nitratos, es un típico indicador de contaminación 
del agua. La presencia de amoníaco indica una degradación incompleta de la materia orgánica. 
En disolución acuosa se puede comportar como una base y formarse el ion amonio, NH4
+. El 
amoníaco, a temperatura ambiente, es un gas incoloro de olor muy penetrante y 
nauseabundo. Se produce naturalmente por descomposición de la materia orgánica y también 
se fabrica industrialmente. Se disuelve fácilmente en el agua y se evapora rápidamente. El 
amoníaco es fácilmente biodegradable. Las plantas lo absorben con gran facilidad 
eliminándolo del medio, de hecho es un nutriente muy importante para su desarrollo. Puesto 
que estos componentes son utilizados por microalgas y cianobacterias como fuente de 
alimento, se observa en la grafica 3 que en ambas situaciones, los nutrientes disminuyen 
rápidamente. En las dos primeras semanas de ensayo, se agota esta fuente de nutrientes 
causando un mayor estrés en el cultivo.  
 
 




Como se podía observar en la gráfica 2, la relación de nutrientes con la cantidad de 
clorofila esta relacionada. En primer lugar, mientras se consumen los nutrientes (primeras dos 
semanas), microalgas y cianobacterias van creciendo y aumenta el nivel de clorofila. Una vez 
agotados estos recursos, la clorofila no empieza a bajar inmediatamente  puesto que las 
microalgas tienen reservas almacenadas. Una vez agotadas estas reservas (a partir de la 
tercera semana), las microalgas empiezan a morir por ausencia de sustrato y queda reflejado 
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La alcalinidad es la concentración total de bases en el agua, expresada en miligramos 
por litro de carbonato de calcio (CaCO₃). Las bases en el agua son: hidróxido, amonio, borato, 
fosfato, silicato, bicarbonato y carbonato. Cuanto mayor es la cantidad de algas, mayor es la 
alcalinidad, de esta manera se observa en la gráfica 4, que para el caso de cultivo con ciclos de 
luz, en primer lugar se reduce ligeramente la alcalinidad. Esto puede ser debido a que, parte de 
ésta venía del amonio (en forma de nutrientes) contenido en la muestra, a medida que se 
consumían estos nutrientes la alcalinidad baja, pero cuando a causa del consumo de estos 
nutrientes la población de algas aumenta, la alcalinidad aumenta con ella. También se observa 
que, a partir de la tercera semana, cuando empiezan a morir las algas, la alcalinidad disminuye 
lo cual es normal. 
Por otro lado, en el caso de los cultivos privados de luz “DS”, se observa que, como en 
el caso anterior, inicialmente la alcalinidad se reduce. Pero debido a que la población de 
microalgas no puede aumentar por la escasez de nutrientes y luz, la alcalinidad se mantiene a 
un nivel mucho más reducido que en el caso anterior. 
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Demanda química de oxigeno (DQO) 
La Demanda Química de Oxígeno (DQO) se define como cualquier sustancia tanto 
orgánica como inorgánica susceptible de ser oxidada, mediante un oxidante fuerte. La 
cantidad de oxidante consumida se expresa en términos de su equivalencia en oxígeno. DQO 
se expresa en mg/l O2. En la gráfica 5, se muestra la demanda química de oxígeno. Se aprecia 
que en el caso de las muestras expuestas a ciclos de luz, la DQO es mayor y tiene una 
tendencia ascendente. Esto es debido a que la DQO es proporcional a la materia orgánica 
contenida, de manera que si la cantidad de biomasa aumenta, implica un aumento en la DQO. 
Por otro lado, el cultivo privado de luz, mantiene más o menos constante el nivel de 
DQO. Esto se podría interpretar de manera que, dado que las microalgas no pueden realizar la 
fotosíntesis para alimentarse, sirven como alimento a bacterias manteniendo un equilibrio en 
la cantidad de materia orgánica. 
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La mayoría de las algas crecen y se multiplican en el agua con altos niveles de pH que 
oscilan entre siete y nueve. El pH óptimo para la mayoría de las especies de algas es de 8.2 a 
8.7. El pH del agua neutral o bajo disminuye el crecimiento de las algas. Las algas, como otras 
plantas, utilizan la luz para hacer la fotosíntesis de alimentos para el crecimiento. Durante el 
día, la fotosíntesis se lleva a cabo, debido a la presencia de la luz solar. Las algas extraen 
dióxido de carbono del agua para utilizar durante la fotosíntesis, promoviendo el crecimiento 
celular. La eliminación de dióxido de carbono del agua aumenta los niveles de pH, como 
resultado de la reducción en los niveles de carbonato y bicarbonato de agua, ya que se utilizan 
para reponer el dióxido de carbono perdido. El agotamiento de carbono inorgánico del agua 
por el alga, resulta en niveles altos de pH. Por la noche, no se realiza la fotosíntesis, por lo que 
las algas dejan de tomar el dióxido de carbono del agua y entran en una fase respiratoria. 
Durante esta etapa respiratoria, las algas consumen el oxígeno que se produce durante la 
fotosíntesis y liberan dióxido de carbono en el agua. Este aumento de la producción de dióxido 
de carbono disminuye los niveles de pH en el agua por la noche.  A partir de esta información, 
podemos comprobar en la grafica 6, las algas al realizar la fotosíntesis aumentan el pH del alga, 
a medida que va aumentando la población de algas, también lo hace el pH. Hasta que como se 
había comentado anteriormente, aproximadamente en la tercera semana, el cultivo de algas 
empieza a morir por falta de nutrientes, lo que lleva a que al haber menor biomasa, la 
fotosíntesis realizada es menor y por tanto se produce una reducción del pH que tiende a la 
neutralidad. 
Por otro lado, en la otra muestra, puesto que no hay luz para poder realizar la 
fotosíntesis, el pH se reduce desde que se priva al cultivo de luz, y se mantiene más o menos 
estable alrededor del pH neutro. 
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Gráfica 6. Variación del pH en las diferentes condiciones. 
 
Oxigeno disuelto (OD) 
El análisis de oxigeno disuelto mide la cantidad de oxígeno gaseoso disuelto (O2) en 
una solución acuosa. El oxigeno se introduce en el agua mediante difusión desde el aire que 
rodea la mezcla, por aeración (movimiento rápido) y como un producto de desecho de la 
fotosíntesis. Cuando se realiza la prueba de oxígeno disuelto, solo se utilizan muestras 
tomadas recientemente y se analizan inmediatamente. Por lo tanto, debe ser preferentemente 
una prueba de campo. 
El análisis del oxigeno disuelto resulta un poco más complejo, debido a que las 
muestras estaban en constante agitación y por lo tanto, iban recibiendo oxigenación externa 
además de la proveniente de la fotosíntesis de las algas. Se observa, en la gráfica 7,  una 
primera zona, aproximadamente las 3 primeras semanas, en el caso de las muestras expuestas 
a ciclos de luz con una tendencia más o menos estables, y un tramo final donde el oxigeno 
sigue aumentando, esto podría ser debido a la muerte de parte de la población de algas, se 
deja de consumir oxigeno en la fase respiratoria, pero al estar sometidas a agitación constante 
se recibe la misma oxigenación externa. Por lo tanto, al reducirse el consumo de oxigeno se 
tiene a aumentar la concentración de O2. 
En cuanto al cultivo privado de luz, al no empezar a morir las algas mucho antes, esta 
tendencia se da más pronto en el tiempo, se puede apreciar a partir de la primera semana, por 
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Gráfica 7. Cantidad de oxigeno disuelto. 
 
Turbidez 
La turbidez expresa la falta de transparencia del agua. En este caso, puesto que se 
trata de muestras cerradas, que no reciben ni minerales ni contaminantes del exterior, las 
variaciones de turbidez serán provocadas por las variaciones en la población de algas. En 
primer lugar, según la gráfica 8, durante las tres primeras semanas, mientras la población de 
algas crece, se aprecia una tendencia ascendente de la turbidez. Esto concuerda con lo 
anteriormente comentado, puesto que mientras las microalgas tienen alimento y reservas de 
nutrientes, van creciendo y por tanto aumentando la turbidez del agua. Una vez se quedan sin 
nutrientes ni reservas, empiezan a morir y con esto, disminuye la turbidez. 
Por el otro lado, la turbidez de las muestras privadas de luz, se mantiene constante 
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Gráfica 8. Turbidez de las muestras expresadas en UNT. 
 
Producción de PHA con condiciones de estrés en el cultivo 
Respecto al ensayo realizado, para la comprobación de la generación de polímero en 
condiciones de estrés se deben diferenciar dos partes. 
Por una parte, se analizan los resultados de las muestras expuestas a luz, sometidas a 







20/10/2015 25.84 2.58 
27/10/2015 21.22 2.12 
02/11/2015 20.46 2.05 
09/11/2015 15.53 1.55 
16/11/2015 51.81 5.2 
Tabla 6. Cantidad de polímero y % de PHB respecto al peso de sólidos, cultivo con luz. 
Por otro lado, los resultados de las extracciones realizadas a partir de las muestras 







20/10/2015 25.84 2.59 
27/10/2015 16.36 1.64 
02/11/2015 25.57 2.56 
09/11/2015 19.99 2 
16/11/2015 50.23 5.02 
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Comparando estos datos, en la gráfica 9, se observa que se obtiene más PHB a partir 
del cultivo que estaba expuesto a ciclos de luz. 
 
 
Gráfica 9. Comparativa de producción de PHB entre cultivos expuestos y privados de luz. 
 
Por otra parte, también se observa a partir de las tablas anteriores, que la cantidad de 
PHB (%) es mayor en el cultivo privado de luz. Esto indica que las cianobacterias, en ausencia 
de luz crean mayor cantidad de PHB, pero debido a que hay menor cantidad, resulta que se 
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Comparando los resultados, se observa que la producción de bioplástico obtenido a 
partir de la depuración de agua residual, es equiparable al obtenido mediante cultivo puro en 
masa. Primeramente, otros estudios han cuantificado el PHB contenido en ciertas 
cianobacterias obteniendo resultados de alrededor del 6% (Campbell et al. 1982) y del 7% 
(Sudesh et al. 2002). Aunque en algunos casos de cultivos puros, y dependiendo de la especie 
de cianobacterias y de las condiciones a las que son sometidas (adición de carbono orgánico, 
déficit de nutrientes, etc.), se ha llegado a extraer hasta un máximo del 70%, como se observa 
en la figura 3.  
 
Figura 3. Producción de PHB en función del tipo de cianobacterias. Fuente: R.M.M. Abed et al. 2008 
Comparando con la producción del FBR, se observa una producción de 
aproximadamente  2-5% de PHB, respecto al peso de los sólidos de la muestra, es un valor 
ligeramente inferior al obtenido en la producción de PHB en cultivos puros. Al utilizar como 
sustrato agua residual urbana, obtenemos una cantidad similar a estos cultivos, pero 
reduciendo el coste de producción. Por otra parte, la producción del ensayo es ligeramente 
superior, obteniendo una máxima del 5.2% para el caso de las muestras expuestas a ciclos de 
luz, y del 5.1% para el caso de la muestras privadas de luz. De aquí, se deduce que los cultivos 
sometidos a mayor estrés, aumentan la cantidad de PHB producido. 
Además queda comprobado que los cultivos de cianobacterias, para la extracción de 
PHB, cultivados en aguas residuales urbanas es competente con cultivos puros, en cuanto a 
producción, como en el caso de la especie S. maxima, además de tener un coste menor de 
producción.  
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Durante el desarrollo de la tesina, se realizado diversas actuaciones para cumplir con 
los objetivos presentados anteriormente. 
 En primer lugar, para el correcto desarrollo de la investigación se comprobó la 
fiabilidad del método de extracción. Inicialmente se observó que el método utilizado resultaba 
en rangos de error altos, alrededor del 20 al 40%. De manera se realizaron varias 
modificaciones, tanto en el proceso como en los materiales utilizados, hasta obtener errores 
más aceptables, alrededor del 5-10%.  
Por otro lado, se realizaron extracciones semanales de muestra del FBR, cultivo mixto, 
dominado por de cianobacterias, y se preparó para realizar la cuantificación de PHB. Utilizando 
el método de cuantificación ya optimizado, se analizaron todas las muestras extraídas del FBR, 
obteniendo a lo largo de todo el periodo, una producción más o menos constante, debido a 
que no se modificaban las condiciones del cultivo. La producción de PHB del fotobiorreactor a 
lo largo de los dos meses fue del 0.5-2%. Esta baja cantidad de polímero es un indicador de 
que las condiciones a las que estaba sometido el FBR eran adecuadas para el cultivo de 
microalgas pero no para la producción de PHB. 
En el ensayo de optimización de PHB se encontró que a medida que disminuían los 
nutrientes, y aumentaba el estrés, se obtenían valores más altos de PHB. Inicialmente el PHB 
contenido en las cianobacterias fue el 2.5%, aumentando hasta un máximo de 5.2% el último 
día del ensayo. Esto representa un aumento del 200% de la cantidad de PHB, en un periodo de 
1 mes de duración del ensayo. 
Por último, estos resultados, en promedio, coinciden con los valores reportados por la 
literatura de otros estudios. Por lo que estos valores preliminares, son indicadores de que es 
posible producir PHA de manera competente con cultivos puros, utilizando el agua residual 
urbana como sustrato, obteniendo además agua depurada.  
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A partir de la experiencia personal, las recomendaciones a aplicar serian las siguientes: 
En primer lugar, la tesina se realiza, mayormente, a partir de  cianobacterias de tipo 
Oscillatoria,  sería recomendable intentar cultivar otro tipo de cianobacterias para intentar 
aumentar la cantidad de PHB producido. 
En segundo lugar, realizar siempre replicar de las extracciones. Esto es debido a que el 
método requiere de precisión y cualquier pequeño error puede modificar los resultados. 
Mediante las replicas se puede comprobar la correcta realización de la cuantificación y la 
obtención de los resultados. 
Por último, una de las recomendaciones más importantes, sería la de aumentar la 
duración del último ensayo para optimizar la producción de PHB y realizar otros ensayos 
adicionando a los nutrientes carbono orgánico, ya sea en forma CO2, acetato o glucosa. En 
este caso, la duración del ensayo fue de un mes, a lo largo del ensayo se observó que la 
tendencia de la producción de PHB era ascendente, sería interesante alargar un poco esta 
duración de manera que se observe cual es el máximo de producción de PHB. De esta manera 
se podría investigar cómo obtener las condiciones que tienen un máximo de generación de 
PHB y hacer más rentable la producción.   
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Anejo 1. Características detalladas ensayo 
Clorofila 
 
Clorofila             
Fecha   
Vol. 
muestra(mL) 
750 nm 664 nm 647 nm 630 nm 
20/10/2015 S1 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  S2 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  S3 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  DS1 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  DS2 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  DS3 7,1 0,005 0,3165 0,0995 0,067 
  
      26/10/2015 S1 7,1 0,006 0,373 0,116 0,028 
  S2 7,5 0,004 0,301 0,031 0,063 
  S3 7,1 0,005 0,361 0,111 0,025 
  DS1 7,6 0,004 0,28 0,06 0,038 
  DS2 7,3 0,004 0,18 0,06 0,038 
  DS3 7,1 0,004 0,183 0,062 0,039 
  
      02/11/2015 S1 6,7 0,006 0,471 0,135 0,095 
  S2 7 0,007 0,426 0,126 0,087 
  S3 7,2 0,006 0,407 0,12 0,083 
  DS1 7,2 0,005 0,108 0,038 0,025 
  DS2 7,2 0,004 0,104 0,038 0,024 
  DS3 7,5 0,006 0,109 0,041 0,026 
  
      09/11/2015 S1 7 0,008 0,673 0,192 0,137 
  S2 7,1 0,018 0,633 0,186 0,131 
  S3 7,1 0,013 0,744 0,215 0,155 
  DS1 6,8 0,009 0,1 0,041 0,029 
  DS2 6,7 0,005 0,096 0,038 0,025 
  DS3 7,1 0,004 0,086 0,033 0,023 
  
      16/11/2015 S1 7,2 0,007 0,336 0,089 0,065 
  S2 6,7 0,009 0,503 0,148 0,106 
  S3 6,4 0,008 0,567 0,154 0,112 
  DS1 6,7 0,009 0,097 0,04 0,029 
  DS2 7,1 0,008 0,085 0,039 0,031 
  DS3 7,1 0,009 0,08 0,034 0,023 
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Amonio             
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 0,028 0,028 0,028 0,028 0,028 0,028 
26/10/2015 0,003 0,003 0,01 0,003 0,001 0 
02/11/2015 0 0 0 0 0 0 
09/11/2015 0 0 0 0 0 0 




Alcalinidad  [mL HCl]           
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 9,5 9,5 9,5 9,5 9,5 9,5 
26/10/2015 4,9 4,75 3,45 6,3 4,65 5,2 
02/11/2015 7,8 7,2 7,3 4 3,5 3,4 
09/11/2015 22,5 20,1 18,9 8,8 7,8 9,8 
16/11/2015 20,5 18 15,3 8,1 7,9 8,3 
 
DQO (Demanda química de oxígeno) 
 
DQO  [mg/l]           
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 53 53 53 53 53 53 
26/10/2015 48,5 53,7 55,1 32,6 54,1 46,1 
02/11/2015 39,1 47,7 71,3 20,9 16,8 19 
09/11/2015 63,6 65,9 91,7 46,1 54,3 65 
16/11/2015 134 67,3 151 58,7 39,9 60,6 
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pH             
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 8,21 8,21 8,21 8,21 8,21 8,21 
21/10/2015 9,53 9,26 9,63 7,52 7,45 7,43 
22/10/2015 10,11 9,74 10,29 7,53 7,49 7,46 
23/10/2015 10,38 9,9 10,53 7,65 7,46 7,43 
24/10/2015             
25/10/2015             
26/10/2015 10,46 10,49 10,5 7,49 7,45 7,43 
27/10/2015 10,4 10,48 10,37 7,69 7,64 7,62 
28/10/2015 10,19 10,24 10,16 7,74 7,67 7,58 
29/10/2015 10,2 10,27 10,19 7,75 7,71 7,42 
30/10/2015 10,13 10,14 10,14 7,75 7,67 7,66 
31/10/2015             
01/11/2015             
02/11/2015 10,11 9,9 10 7,69 7,63 7,62 
03/11/2015 9,28 9,35 9,23 7,75 7,71 7,69 
04/11/2015 9,57 9,71 9,65 7,71 7,71 7,73 
05/11/2015 9 9,35 9,35 7,71 7,67 7,6 
06/11/2015 10,02 9,93 9,87 7,7 7,7 7,61 
07/11/2015             
08/11/2015             
09/11/2015 10,32 10,39 10,32 7,76 7,7 7,61 
10/11/2015 8,22 8,59 8,24 7,73 7,68 7,72 
11/11/2015 8,88 8,99 8,65 7,74 7,7 7,71 
12/11/2015 8,68 8,8 8,56 7,78 7,74 7,75 
13/11/2015 8,95 8,75 8,51 7,78 7,75 7,75 
14/11/2015             
15/11/2015             
16/11/2015 8,79 8,28 8,31 7,72 7,74 7,74 
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OD [mgO2/l]            
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 6,92 6,92 6,92 6,92 6,92 6,92 
21/10/2015 7,4 7,3 7,7 6,45 5,86 5,75 
22/10/2015 7,25 7,32 7,25 6,17 5,98 5,9 
23/10/2015 6,55 6,39 5,87 6,18 5,97 5,9 
24/10/2015             
25/10/2015             
26/10/2015 9,39 9,9 9,04 8,84 8,93 8,93 
27/10/2015 6,96 6,6 6,51 6,31 6,55 6,83 
28/10/2015 7,26 7,2 6,24 7,26 7,13 7,29 
29/10/2015 6,54 6,65 6,71 7,16 7,04 7,11 
30/10/2015 7,69 7,69 7,62 7,4 7,52 7,45 
31/10/2015             
01/11/2015             
02/11/2015 6,54 6,35 6,3 7,95 7,93 7,91 
03/11/2015 8,13 7,89 7,62 8,22 8,34 8,16 
04/11/2015 7,63 7,57 7,82 8,63 8,89 8,57 
05/11/2015 6,68 6,73 5,91 7,32 7,28 7,41 
06/11/2015 7,43 7,27 7,42 7,89 7,93 8,09 
07/11/2015             
08/11/2015             
09/11/2015 7,81 7,75 7,69 8,28 8,39 8,48 
10/11/2015 8,15 8,14 8,3 8,44 8,48 7,69 
11/11/2015 8,03 8,08 8,38 8,46 7,94 7,94 
12/11/2015 8,14 8,15 7,57 8,51 8,57 8,64 
13/11/2015 7,44 7,28 7,38 7,61 7,86 8 
14/11/2015             
15/11/2015             
16/11/2015 7,72 8 8,18 8,13 8,25 8,3 
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Turbidez [UNT]            
Fecha S1 S2 S3 DS1 DS2 DS3 
20/10/2015 320 320 320 320 320 320 
21/10/2015 446 450 434 365 348 371 
22/10/2015 407 400 403 351 363 372 
23/10/2015 431 412 425 335 338 337 
24/10/2015             
25/10/2015             
26/10/2015 465 462 450 317 319 339 
27/10/2015 498 425 477 313 300 308 
28/10/2015 512 548 477 324 310 309 
29/10/2015 524 547 477 324 310 309 
30/10/2015 506 538 451 298 312 309 
31/10/2015             
01/11/2015             
02/11/2015 562 565 459 316 313 321 
03/11/2015 563 531 517 295 300 300 
04/11/2015 579 595 529 303 310 294 
05/11/2015 621 602 585 304 299 285 
06/11/2015 632 623 546 298 309 323 
07/11/2015             
08/11/2015             
09/11/2015 699 730 534 320 310 305 
10/11/2015 708 757 548 322 312 332 
11/11/2015 845 804 443 348 322 316 
12/11/2015 928 709 347 328 320 316 
13/11/2015 835 452 489 329 325 338 
14/11/2015             
15/11/2015             
16/11/2015 682 422 27 314 309 337 
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Anejo 2. Método de cuantificación final, materiales y herramientas 
utilizados  
1. Pesar una cantidad determinada de muestra e introducirla en un tubo de DQO. 
 
 
Báscula de precisión modelo Precisa 125A. Error de +-0.0005 gramos. 
  
Cuantificación de polihidroxialcanoatos en cianobacterias 




2. Añadir 3mL de hipoclorito de sodio al 15% w/v, añadir 5 gotas de hidróxido 
de sodio(NaOH) al 50%, añadir 3mL de cloroformo y ponerlo en un baño de agua a 70-75ºC 
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3. Centrifugar a 4200 rpm por 5 minutos y descartar sobrenadante 
(hipoclorito de sodio). 
 
 
La centrifugadora es una orto alresa Unicen 21. La potencia máxima de esta es 
de 4200 r.p.m. Esto es uno de los factores limitantes del método. 
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4. Añadir 3 mL de agua desionizada y agitar con vortex 2 minutos. 
 
Vortex “smart scientifics” de activación manual. 
  
5. Centrifugar a 4200 rpm durante 5 minutos y descartar sobrenadante (agua). 
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6. Añadir 3 mL de cloroformo, colocar en baño de agua hirviendo, esperar que 
se caliente el cloroformo y agitar con vortex 2 minutos. 
 
7. Centrifugar a 4200 rpm durante 3 minutos. 
8. Con pipeta Pasteur extraer el cloroformo y verter en un matraz aforado. 
9. Añadir 2 mL de cloroformo más al tubo. 
10. Colocar en baño de agua hirviendo, esperar que se caliente el cloroformo y 
agitar con vortex. 
11. Centrifugar a 4200 rpm 3 minutos. 
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12. Extraer el cloroformo, verter en matraz de 10 mL y enrasar. 
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13. Toma una muestra de cada matraz en un tubo y evaporar el cloroformo. 
 
 
14. Añadir 10 mL de acido sulfúrico y poner en baño de agua hirviendo durante 
10 minutos. 
15. Esperar a que se enfrié a temperatura ambiente y agitar. 
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16. Esperar a que el acido quede sin burbujas y medir en espectrofotómetro a 
longitud de onda 235mm. 
 
 
Se trata de un espectrofotómetro “Spectronic Genesys 8”, a partir de una muestra 
devuelve un valor numérico de absorbancia de hasta 3 decimales. 
